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1  Einleitung 
 
1.1  Trachea 
 
1.1.1 Ultrastruktur der Maustrachea 
 
Das Trachealepithel der Maus besteht aus mehrreihigem, hochprismatischem 
Flimmerepithel. Dieses Epithel verhindert nicht nur die Penetration von fremden 
Noxen, indem es eine mechanische Barriere bildet, sondern trägt auch zusammen mit 
den umliegenden Drüsen zu der wichtigen Mukusbildung bei, bindet die eingeatmeten 
Partikel und beseitigt diese in Richtung Pharynx (Richardson et al., 1973, 1976). 
Neben den zilientragenden Flimmerepithelzellen treten bei der Maustrachea noch 
sekretorische Zellen, Basalzellen, Bürstenzellen, vereinzelt Becherzellen und 
neuroendokrine Zellen auf, die alle gemeinsam als nicht-zilientragende Zellen 
bezeichnet werden. 
Die Flimmerepithelzellen stellen 32 bis 55% der Gesamtzahl der Trachealepithelzellen 
in den verschiedenen Säugetieren dar. Sie sind säulenförmig angeordnet und sitzen breit 
der Basalmembran auf (Pavelka et al., 1976). Mit einer Länge von ca. 6 µm erreichen 
sie das Lumen der Trachea und besitzen auf ihrer apikalen Oberfläche zahlreiche Zilien. 
Ihr Zytoplasma ist weniger elektronendicht als das aller anderen Epithelzellen (Pack et 
al., 1980).  
Die am häufigsten vorkommenden nicht-zilientragenden Zellen in der Maustrachea sind 
die sekretorischen Zellen. Sie treten oft in Gruppen auf. Die apikale Membran der 
sekretorischen Zellen ist mit vielen kurzen Mikrovilli versehen und wölbt sich gegen 
das Lumen vor (Pack et al., 1980). Die Zellen besitzen in ihrem apikalen Zellteil 
zahlreiche, elektronendichten sekretorische Vesikel (Pack et al., 1980). Aus diesem 
Grund vermuten Hansell und Moretti, dass sie für die Mukusbildung verantwortlich 
sind und schreiben ihnen morphologische Ähnlichkeit mit den Clara-Zellen der distalen 
Atemwege zu (Hansell und Moretti 1969; Pack et al. 1980). 
Die Basalzellen haben ovale bis dreieckige Form und liegen direkt der Basalmembran 
auf, ohne das Lumen der Trachea zu erreichen (Hansell und Moretti, 1969). Sie stellen 
5-10% aller Epithelzellen in der Maus dar und haben ähnliche Ultrastruktur wie bei 
anderen Spezies (Pack et al., 1980). Ihr Zytoplasma ist mit zahlreichen Bündeln von 
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Tonofibrillen verschiedener Dicke und Verlaufsrichtung durchzogen (Pavelka et al., 
1976). Laut Erjefält und Mitarbeitern können die Basalzellen sich bei einer Verletzung 
oder Verlust des Flimmerepithels innerhalb kürzester Zeit abflachen und verbreitern 
und besitzen somit eine Barrierefunktion (Erjefält et al., 1997). 
Die Bürstenzellen gehören zu den nicht-zilientragenden Zellen, die selten in der Trachea 
der Maus vorkommen. In ihren apikalen Teil haben sie einen dicht gepackten Saum aus 
Mikrovilli. In den Zellen befinden sich luminal gelegen typische membran-begrenzte 
Vesikel, die auf eine absorptive Funktion hindeuten (Jeffery und Reid, 1975). Jüngst 
wurden sie aber als chemosensorische Zellen identifiziert, die Bitterstoffe, darunter 
bakterielle Produkte, wahrnehmen können und daraufhin reflektorisch eine 
Verringerung der Atemfrequenz bewirken (Krasteva et al., 2011). 
Die Becherzellen kommen vereinzelt zwischen den Flimmerzellen vor (Pavelka et al., 
1976). Ihr apikaler Zellteil ragt weit über die benachbarten Epithelzellen hinaus 
(Hansell und Moretti, 1969) und ist sowohl mit serösen als auch mit mukösen Vesikeln 
angefüllt, die mikroskopisch unterschiedlich erscheinen und laut Pack und Mitarbeitern 
eine sekretorische Funktion haben (Pack et al., 1980). 
Die endokrinen Zellen kommen selten vor und sind vereinzelt verteilt oder dicht 
zusammengepackt als neuroepitheliale Körperchen bevorzugt an Bronchiolen-
verzweigungen. Die endokrinen Zellen besitzen basal gelegene, dicht gepackte Granula, 




Die Zilien sind spezialisierte Zytoplasmafortsätze, die sich von der Zelloberfläche 
hinausstrecken (D`Angelo und Franco., 2009). Die Zilienlänge ist genetisch bedingt und 
kann zwischen 2 und 50 µm variieren (Yang et al., 2007). So unterschiedlich sie in ihrer 
Länge sind, so zahlreiche Funktionen haben sie: Sie ermöglichen den Transport im 
Eileiter, den Mukustransport im Respirationstrakt, sowie die Bewegung der 
zerebrospinalen Flüssigkeit im Hirn (Yang et al., 2007).  
Im respiratorischen Epithel der Säugetiere beträgt die Zilienlänge etwa 5-10 µm, 
speziell beim Menschen ca. 6-7 µm (Satir et al., 1990, Salathe et al., 2007). Im Epithel 
der Atemwege haben die Zilien eine wichtige Funktion bei der Beseitigung von Mukus 
und Fremdkörpern (Salathe et al., 2007). 
Abhängig von der aktiven Beweglichkeit unterscheidet man motile Zilien (9+2 Muster)  
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und nicht-motile oder primäre Zilien (9+0 Muster). Der Hauptbestandteil der motilen 
Zilien sind komplex angeordnete 9+2 Mikrotubulus-Dubletten und Proteine, die 
zusammen ein Axonema bilden. Die 9 peripher angeordneten Dubletten bilden einen 
Ring und umgeben 2 einzelne, zentral liegende Mikrotubuli. Die Doubletten bestehen 
aus einem vollständigen A-Tubulus (zusammengesetzt aus 13 Protofilamenten) und aus 
einem unvollständigen B-Tubulus (zusammengesetzt aus 10-11 Protofilamenten) 
(Wanner et al., 1996). 
Die Protofilamente bestehen hauptsächlich aus α- und β-Tubulin. Die Struktur der 
Mikrotubuli wird zusätzlich durch Tektin, ein Protein, stabilisiert. Tektin kommt an 
einigen Stellen vor, wo sich die beiden Tubuli vereinigen (Wanner et al., 1996). Die 
beiden zentralen Tubuli sind durch einen Proteinkomplex (innere Scheide) umhüllt. Von 
dieser inneren Scheide strahlen von den zentralen zu den peripheren Tubuli 
Radiärspeichen (Satir und Sleigh, 1990). Diese vermitteln Signale von den zentralen 
Tubuli zu den Dynein-Armen und kontrollieren somit deren Aktivität (D„Angelo und 
Franco, 2009). Zusätzlich gibt es Nexin-Verbindungen zwischen den 9 Mikrotubulus-
Dubletten, die für Ihre Stabilität sorgen und das Gleiten von den einzelnen Tubuli 
begrenzen (Maimoona et al., 2007). Die Bewegung des Axonemas erfolgt durch 
Dynein-Arme. Dabei existieren 2 Formen-innere Dynein-Arme und äußere Dynein-
Arme (Satir und Christensen, 2008). Diese stellen einen Multiproteinkomplex dar, 
dessen Hauptkomponent ein ATPase Isoenzym ist, genannt Dynein (Satir, 1980). Die 
Dynein-Arme nehmen mit dem A-Tubulus der einen Dublette und mit dem B-Tubulus 
der benachbarten Dublette Kontakt auf. Durch ATP-Dephosphorylierung und 
anschließende Konformationsänderung der Dynein-Arme gleiten die Mikrotubuli 
aneinander (Wanner et al., 1996). 
Alle 9 A-Mikrotubuli laufen an der Zilienspitze konisch zusammen, um sich dort mit 
einer Platte zu vereinigen und an der Zytoplasmaoberfläche einen trans-membranären 
Komplex zu bilden, die „ziliäre Krone“ (Satir und Sleigh, 1990). Die ziliäre Krone trägt 
3 bis 7 klauenartigen Fortsätze. Wanner und Mitarbeiter vermuten, dass diese Fortsätze 
während des effektiven Zilienschlags einen chemischen und mechanischen Kontakt mit 
der darüber liegenden Mukusschicht aufnehmen (Wanner et al., 1996). An der 
Zilienbasis enden die Tubulusdubletten im Basalkörper, der mit dem Zytoskelett 
verbunden ist und aus 9 Mikrotubulustripletten besteht (Guirao und Joanny, 2007). Die 
Mikrotubulus-Tripletten bestehen aus einem vollständigen A-Tubulus und einem
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unvollständigen B- und C-Tubulus (Eley et al., 2005). Der Übergang zwischen der 
Basalplatte (Bereich, wo das zentral liegende Tubuluspaar endet) und der 
Verbindungstelle der ziliären Membran und der Plasmamembran bildet eine 
Differenzierung der ziliären Membran, die „ziliäre Halskette“ (Gilula und Satir, 1972). 
Typisch für diese Zone sind die dichte Verpackung der 9 Mikrotubulus-Dubletten, das 
Fehlen des zentralen Paares und eine Reihe von „Champagnerglas“–ähnlichen 
Verbindungen, die sich von der Wand jeder Dublette zu der ziliären Membran 
erstrecken (Gilula und Satir, 1972). 
 
1.1.3 Das Trachealsekret 
 
Das Trachealsekret spielt eine sehr wichtige Rolle als Schutzmechanismus bei der 
mukoziliären Clearance (mukoziliärer Transport). Dabei erfüllt es drei 
Hauptfunktionen. Es wirkt als mechanische Barriere, indem es für das Anheften der 
Mikroorganismen und deren Entfernung aus dem Tracheobronchialbaum verantwortlich 
ist. Das Trachealsekret wirkt als chemische Barriere durch seine antioxidative Wirkung 
und sorgt als biologisches Hindernis für die Interaktion zwischen Mikroorganismen und 
Entzündungszellen (Wanner et al., 1996). 
Wanner und Mitarbeiter schlagen ein 2-Schichten-Prinzip des Trachealsekrets vor: eine 
Mukusschicht und eine periziliäre Schicht. Nahe an der Zelloberfläche befindet sich die 
periziliäre Schicht oder Sol-Phase, die ungefähr die Länge der ausgestreckten Zilien hat 
(5-7 µm). Sie ist eine wässrige Schmierflüssigkeit mit geringerer Viskosität (Smith et 
al., 2008) und ermöglicht dadurch den schnellen Zilienschlag und isoliert gleichzeitig 
die Epitheloberfläche von der Mukusschicht. Über der Sol-Phase liegt eine 
Mukusschicht oder Gel-Phase. Das ist eine hoch visköse, nicht newtonsche Flüssigkeit. 
Sie besteht aus 98% Wasser, 1% Salze und 1% glykosylierten Muzinproteinen (Smith et 
al., 2008). Diese Schicht kann inhalierte Partikel binden und sie beseitigen (Knowles 
und Richard, 2002). 
Um einen effektiven Mukustransport zu ermöglichen, muss nach Satir und Sleigh 
(1990) die perizelluläre Schicht die entsprechende Tiefe haben. Wenn die periziliäre 
Schicht zu tief ist, können die Zilienspitzen den Mukus nicht erreichen und damit 
keinen effektiven Transport gewährleisten. Wenn die periziliäre Schicht zu niedrig ist, 
können die Zilien nicht ihre effektive Bewegung durchführen und es kommt zum 
Stillstand des Mukustransports (Satir und Sleigh, 1990).  
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Über die Wichtigkeit der Mukusschicht und den Zusammenhang zwischen Mukus und 
Partikeltransport schreiben auch Sleigh und Mitarbeiter in 1988. Sie konnten zeigen, 
dass durch die Entfernung der Mukusschicht und Austausch gegen Ringerlösung eine 
Reduktion des Partikeltransports ohne eine Änderung der Zilienaktivität stattfindet 




Die Zilien des respiratorischen Epithels sind für den Mukustransport verantwortlich. 
Die Zilien schlagen in metachronischen Wellen, die sich durch die hydrodynamische 
Kopplung benachbarter Zilien auf den Zelloberflächen fortpflanzen (Sanderson und 
Sleigh, 1981; Guirao und Joanny, 2007). Dabei schlagen die Zilien hoch koordiniert in 
eine bestimmten Richtung: kehlkopfwärts. Nur so können sie eine effiziente Propulsion 
des umgebenden Fluids ermöglichen (Guirao und Joanny, 2007).  
Jeder Schlagzyklus besteht aus einer 2-phasigen Rückwärts-Vorwärtsbewegung mit 
gebrochener Symmetrie (Guirao und Joanny, 2007; Salathe et al., 2007). Jeder Schlag 
setzt sich aus einem „effektiven“ Schlag, die Antriebskraft für die Mukusschicht, und 
aus einem Rückholschlag, der gegen die Flussrichtung gerichtet ist, zusammen (Guirao 
und Joanny, 2007). Zwischen den beiden Phasen erfolgt immer eine Ruhephase. Dabei 
zeigen die Zilienspitzen in Richtung des Mukustransports (Sanderson und Sleigh, 
1981). Um eine effektive Mukuspropulsion zu gewährleisten, muss das ruhende Zilium 
zunächst eine Rückholbewegung durchführen (Sanderson und Sleigh, 1981). Diese 
erfolgt, indem das Zilium bogenförmig in 180° rückwärts zur Zelloberfläche schwingt 
und sich dann fast vollständig streckt (Salathe, 2007). Anschließend beginnt der 
effektive Schlag in einer Ebene senkrecht zu der Zelloberfläche. Das Zilium bewegt 
sich dabei in einem Bogen von 110° und erreicht in der Spitze die maximale 
Geschwindigkeit von 1 mm/s (Salathe, 2007). Der effektive Schlag erfolgt 2- bis 3-mal 
schneller als der Rückholschlag (Sanderson und Dirksen, 1985). Nach Abschluss des 
effektiven Schlages ruht das Zilium kurz, um sich dann erneut in die 
Rückwärtsbewegung zu begeben (Salathe et al., 2007). 
Bei einer Erhöhung der Zilienschlagfrequenz (ZSF) werden alle drei Phasen des 
Schlagzyklus verkürzt, besonders stark die Rückholbewegung und die Ruhephase 
(Wanner et al., 1996). Der genaue Mechanismus der Zilienbewegung während des 
Rückholschlages und der effektiven Bewegung ist noch nicht eindeutig geklärt. Satir 
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und Matsuoka (1989) schlagen die so genannte „Switch-Point“-Theorie vor, laut 
welcher nur die Dynein-Arme auf der einen Axonemenseite während der effektiven 
Bewegung aktiv sind (Satir und Matsouka, 1989). Die Dynein-Arme der anderen 
Axonemenseite sind dann aktiv nur während des Rückholschlages (Wanner et al., 
1996). 
 
1.2 Das cholinerge System 
 
Azetylcholin ist phylogenetisch ein sehr altes Signalmolekül, das früh im 
Evolutionsprozess auftrat (vor etwa 3 Milliarden Jahren) und ubiquitär in biologischen 
Systemen vorkommt (Wessler et al., 2001a). 
Bereits im Jahre 1914 konnten Dale und Erwins ACh in Pflanzen nachweisen (Erwins, 
1914; Dale, 1914). 1926 entdeckten Loewi und Navratil eine Substanz 
„Parasympathin“, die aus den Nervenendigungen des Vagusnervs freigesetzt wurde. 
Diese wurde Acetylcholin genannt (Loewi und Navratil, 1926). Seitdem wird ACh als 
ein klassischer Neurotransmitter (Wessler et al, 2001), der die schnelle Kommunikation 
zwischen Neuronen und den Effektorzellen gewährleistet, betrachtet (Wessler et al., 
2003). Im Jahre 1963 stellte Whittaker fest: „Da ACh auch in nicht-neuronalen Gewebe 
auftritt und weit in die Natur verbreitet ist, sollte man ihm eine nicht-neuronale 
Funktion zuschreiben…“. 
Es existieren Beweise, dass ACh bereits in den primitiven Wirbellosen wie 
Schwämmen, Korallen, Pflanzen, Protozoen, Hefen, Pilzen, Blau-grüne Algen und 
einigen Bakterien (wie Bacillus subtilis, Escherichia coli, Staphylococcus aureus, 
Lactobacillus plantarum) existiert (Wessler et al., 1999). ACh ist auch in vielen nicht-
neuronalen Zellen nachweisbar. Morris beschreibt zum ersten Mal im Jahr 1966 das 
Vorkommen von nicht-neuronalem ACh in der humanen Plazenta (Morris, 1966). 
Nicht-neuronales ACh sowie Komponenten der cholinergen Signalwege wurden in 
Zellen wie Keratinozyten (Zia et al., 2000), Lymphozyten, Leukozyten (Fujii et al., 
1996), Trophoblasten der Plazenta, Endothelzellen, Epithelzellen des Ösophagus und 
der Gingiva (Nguyen et al., 2000) nachgewiesen. 
Bereits 1943 konnten Nachmansohn und Machado nachweisen, dass ACh im 
Axoplasma aus Azetyl-Coenzym A (Acetyl-CoA) und Cholin mit Hilfe von 
Cholinazetyltransferase (ChAT) synthetisiert wird (Nachmansohn et al., 1943). Neben 
ChAT exprimieren einige nicht-neuronalen Zellen, wie z.B Herz- und Skelettmuskel-
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zellen, Carnitinacetyltransferase (CarAT), ein Enzym, das ebenso, wenn auch nicht so 
effizient, die Synthese von ACh bewerkstelligen kann (Tuĉek, 1982; Wessler et al., 
1999). Acetyl-CoA ist ein Abbauprodukt der Fettsäureoxidation in den Mitochondrien, 
das in das Zytosol abgegeben wird. Der zweite wichtige Baustein, Cholin, kann die 
Zellmembran nicht durchqueren. Dafür benötigt es ein Trägertransportsystem, das den 
Transport in die Zelle ermöglicht. Dies erfolgt in neuronalen und nicht-neuronalen 
Zellen mit Hilfe des hoch-affinen Cholintransporters-1 (CHT1) (Pfeil et al., 2003, Fuji 
et al., 2003). Diese Aufnahme ist in Neuronen der geschwindigkeitsbestimmende Schritt 
in der ACh-Synthese. Der CHT1 ist stark abhängig vom Natriumgradienten und zeigt 
eine spezifische Hemmbarkeit durch Hemicholinium-3 (Okuda et al., 2000). 
Im Anschluss an seine Synthese wird ACh in neuronalen Zellen über den vesikulären 
Azetylcholintransporter (VAChT), ein H
+
/ACh-Austauscher (Parsons et al., 2000), in 
Vesikel verpackt und über Exozytose in den postsynaptischen Spalt abgegeben 
(Reigada et al., 2003; González-Sistal et al., 2007). Nach Falk-Vairant und Mitarbeitern 
ist ein spezifisches Protein „Mediatophor“ beim letzten Schritt der ACh-Freisetzung 
beteiligt (Falk-Vairant et al., 1996). 
Hingegen gibt es bei den nicht-neuronalen Zellen keine Beweise für die vesikuläre 
Speicherung von ACh und die exozytotische Abgabe (Wessler et al. 2001b; Lips et al., 
2005). Wessler und Mitarbeiter konnten zeigen, dass die Freisetzung von ACh aus dem 
Trophoblasten der humanen Plazenta via organischer Kationentransporter (OCT) erfolgt 
(Wessler et al., 2001c). Es sind drei Isoformen der OCTs bekannt: OCT1-3. Für die 
ACh-Freisetzung in der Plazenta sind OCT1 und OCT3 verantwortlich, und im 
Tracheal- und Bronchialepithel OCT1 und OCT2 (Wessler et al. 2001b; Lips et al., 
2005). Eine reversible Hemmung und damit auch eine Begrenzung der Freisetzung von 
ACh wird durch Quinin erreicht (Wessler et al., 2001c). 
Seine Wirkung vermittelt ACh über muskarinische (mAChR) und nikotinische 
(nAChR) Rezeptoren, die sich an der Oberfläche von Neuronen, innervierten 
Effektorzellen, und an vielen nicht-neuronalen Zellen befinden (Wessler et al., 1998). 
ACh wird durch die spezifische Azetylcholinesterase (AChE) und die weniger 
spezifische, im Plasma auftretende Butyrylcholinesterase (BChE) in Cholin und Acetat 






1.3 Zelluläre Funktionen des ACh im respiratorischen Epithel und 
anderen nicht-neuronalen Zellen 
 
In der Zelle synthetisiertes ACh kann eine direkte Wirkung haben, indem es ohne 
Verlassen der Zelle als zytosolisches Signalmolekül oder durch intrazelluläre 
Rezeptoren mit intrazellulären Signal- und Strukturproteine agiert (Wessler et al., 
1988). Von nicht-neuronalen Zellen, wie z.B. Epithelzellen synthetisiertes ACh, kann 
eine autokrine Wirkung aufweisen, indem es mit den klassischen membranständigen 
muskarinische und nikotinische Rezeptoren der gleichen Zellen oder der benachbarten 
Zellen (parakrine Wirkung) agiert (Wessler et al., 1988). Die Translokation vom ACh 
moduliert einen Ionenfluss, der für die elektrischen Effekte an der Zellmembran 
verantwortlich sein kann (Wessler et al., 1998). 
An nicht-neuronaler Zellen vermittelt ACh eine Reihe von zellulären Effekten. Bei 
humanen Epithelzellen wurde nachgewiesen, dass ACh eine regulative Wirkung auf den 
mitotischen Zyklus hat (Wessler et al., 1998). Laut Klapproth und Mitarbeiter reguliert 
ACh die Proliferation von Bronchialepithelzellen (Klapproth et al., 1997). Außerdem 
spielt die autokrine cholinerge Signaltransduktion eine wichtige Rolle bei der 
Entwicklung der Lunge und ist somit ein entscheidender Faktor sowohl bei der 
verringerten Lungenfunktion von Neugeborenen, deren Mütter während der 
Schwangerschaft Nikotin konsumiert haben (Hoo et al., 1998), als auch bei deren 
erhöhten Anfälligkeit für respiratorischen Krankheiten (Taylor und Wadsworth, 1987). 
Ähnliche proliferative Wirkung und eine Beteiligung bei der Regeneration menschlicher 
Keratinozyten bei der Wundheilung sehen Grando und Mitarbeiter (Grando et al., 
1993). 
Eine wichtige Rolle spielt ACh auch bei der Regulation der Zilienaktivität (Sastry und 
Sadavongvivad, 1979; Wanner et al., 1996). Geringe Konzentrationen an ACh und an 
Physostigmin, einem Cholinesteraseinhibitor, können die Zilienaktivität in der Trachea 
des Kaninchens erhöhen (Kordik et al., 1952). ChAT kann ACh in der Transitzone 
zwischen den freien Zilien und dem Basalkörperchen bilden. Diese Ergebnisse sind ein 
weiterer Beweis über die unterstützende Rolle des AChs in den Epithelzellen bei der 
Zilienaktivität (Reinheimer et al., 1997).  
Nicht-neuronales ACh kann das Zytoskelett kontrollieren und reguliert damit 
Zellfunktionen wie Zellmigration und Ausbildung und Aufrechterhaltung von Zell-Zell
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Kontakten. Dadurch übernimmt es die Kontrolle der physikalischen Barrierefunktion 
der Epithelzellen und der Interaktion zwischen den benachbarten Zellen (Wessler et al., 
1998). So kommt es z.B bei den Trachealepithelzellen der Ratte nach Exposition von 
(+)-Tubocurarin, einem kompetitiven ACh-Agonisten, zu einer Ablösung der Zellen 
voneinander, sie schrumpfen und somit verbreitern sich die extrazellulären Räume 
(Klapproth et al., 1997). Selbst bei einer Erweiterung der extrazellulären Räume auf 10 
µm zwischen den benachbarten Epithelzellen schlagen die Zilien weiter hoch 
koordiniert (Gheber et al., 1994). 
Im Pankreas stimuliert ACh die Sekretion der exokrinen Drüsenzellen (Kasai und 
Augustine, 1990). Im Trophoblasten der Plazenta synthetisiertes und freigesetztes ACh 
reguliert die Cholin- und Aminosäurenresorption und ist somit direkt an der Ernährung 
des Fetus beteiligt (Rowell und Sastry, 1981). 
Einen Einfluss hat ACh auch auf die Immunfunktion an Schleimhautoberflächen. Es 
reguliert die Mukussekretion und die Zusammensetzung der Flüssigkeit, die die 
Bronchien auskleidet (Wessler et al., 1998). ACh moduliert auch die Freisetzung von 
Zytokinen (z.B. dem Granulozyten-Makrophagen kolonie-stimulierenden Faktor) und 
kontrolliert die Mastzellendegranulation, in dem es auch bei niedrigeren 
Konzentrationen die Histaminfreisetzung hemmt, und reduziert somit die mukosalen 
Entzündungen (Reinheimer et al., 1996, 1997).  
Die Zirbeldrüse reguliert den menschlichen Tag-Nacht-Rhythmus durch eine 
tageslichtabhängige Melatoninsynthese, die einen nächtlichen Melatoninpeak zeigt, und 
ist somit für den Schlaf und Erholung des Organismus verantwortlich. Die 
Hormonsynthese und -freisetzung wird durch die Noradrenalinabgabe aus 
sympathischen Neuronen gesteuert. Nicht-neuronales ACh kann von Pinealozyten 
gebildet werden und die Ausschüttung von Noradrenalin hemmen und begrenzt somit 
die Melatoninsynthese (Wessler et al., 1998). 
 
1.4 Nikotinische Azetylcholinrezeptoren (nAChR) 
 
Die biologischen Effekte von ACh werden durch zwei Gruppen von Rezeptoren 
reguliert, die nach zwei selektiven Agonisten benannt sind. Zum einen sind das die 
nikotinischen Rezeptoren (nAChR) (benannt nach dem Alkaloid der Tabakpflanze 
Nicotiana tabacum), und zum anderen die muskarinische Rezeptoren (mAChR) 
(benannt nach einem Alkaloid des Fliegenpilzes Amanita muscaria) (Starke, 1996). 
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Aufgrund der von ihnen ausgelösten physiologischen Reaktionen werden Rezeptoren in 
zwei großen Gruppen aufgeteilt. Die muskarinische Azetylcholinrezeptoren sind 
metabotrope Rezeptoren, die, nachdem sie einen Neurotransmitter gebunden haben, 
eine langsame biologische Antwort durch Interaktion mit den Vertretern der G-Protein-
Familie vermitteln (Arias 1997). 
Die nAChR gehören zu der Superfamilie der liganden-gesteuerten Ionenkanäle 
(ionotrope Neurotransmitter-Rezeptoren). Zu diesen Rezeptoren gehören noch die 
GABAA-, Glyzin- und Serotonin-5-HT3-Rezeptoren (Dani und Bertrand, 2007). Die 
liganden-gesteuerten Kanäle sind eine Gruppe von Ionenkanälen, deren Öffnung durch 
das Binden eines chemischen Messengers gesteuert wird. So ermöglichen sie den 
passiven Ionenfluss durch die Zellmembran entlang der elektrochemischen Gradienten 
(Kalamida et al., 2007). 
Zwei Gruppen von nAChR werden je nach Expressionsort unterschieden:  
1) muskuläre nAChR, die in der motorischen Endplatte neuromuskuläre synaptische 
Transmission vermitteln, und  
2) neuronale nAChR, vorhanden im peripheren und zentralen Nervensystem und 
beteiligt an der schnellen synaptischen Transmission (Hogg et al., 2003).  
Die neuronalen Rezeptoren sind ein wichtiger therapeutischer Angriffspunkt, da sie die 
Nikotinabhängigkeit bei Rauchern vermitteln und Einfluss auf das Wahrnehmungs-
vermögen und die Aufmerksamkeit bei Patienten, z.B. mit Schizophrenie, Morbus 
Alzheimer oder Morbus Parkinson, nehmen können (Paterson und Nordberg, 2000). Die 
neuronalen Rezeptoren wurden auch in vielen nicht-neuronalen Zellen, wie z.B. 
Keratinozyten (Grando et al., 1995), Epithelzellen (Conti-Fine et al., 1995), 
Makrophagen, Lymphozyten, pulmonalen neuroendokrinen Zellen, Chondrozyten, 
Plazenta, und einigen Sinnesorgane, gefunden (Lukas et al., 1999). 
Bis heute sind 17 nAChR Untereinheiten bestimmt worden (α1-α10, β1-β4, γ, δ, ε). Mit 
Ausnahme der α8-Untereinheit, die nur im Vogel exprimiert wird, wurden alle 
Untereinheiten bei Menschen und Säugetieren nachgewiesen (Millar und Gotti, 2009). 
Daraus ergeben sich viele mögliche Kombinationen, in denen die 17 Untereinheiten 
unterschiedlich zusammengestellt werden können. Es zeigt sich allerdings, dass 
Zusammenlagerung von Untereinheiten, ähnlich wie bei anderen oligomeren 
Ionenkanälen, ein hoch regulierter und geordneter Vorgang ist (Green und Millar,
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1995). Die muskulären nAChR sind Aggregate aus fünf Untereinheiten (α, β, γ, δ oder 
ε), die um eine zentrale Kanalpore organisiert sind (Kalamida et al, 2007). Nikotinische 
Rezeptoren aus den Untereinheiten β1, δ, ε, zusammen mit zwei α1-Untereinheiten, 
gehören zu dem muskulären Typ und werden nur im adulten Muskelgewebe exprimiert. 
In embryonalem Gewebe und denerviertem Muskelgewebe dagegen fehlt die ε-
Untereinheit und wird durch γ ersetzt, so dass die Zusammenstellung (α1)2, β1, γ, δ 
entsteht (Millar, 2003).  
Der neuronale Typ nAChR besteht aus neun α-Untereinheiten (α2-α10) und drei β-
Untereinheiten (β2-β4) (Gotti und Clementi, 1995). 
Die große Vielfalt der nAChR ist bedingt durch die vielen Gene, die für die α- und β-
Proteinuntereinheiten kodieren. Die Untereinheiten verleihen den Rezeptoren, die sie 
aufbauen, charakteristische funktionelle und strukturelle Eigenschaften (Lukas et al., 
1999). 
Man unterscheidet Homopolymere, bestehend aus fünf gleichen Untereinheiten, von 
Heteropolymeren, die aus verschiedenen Untereinheiten aufgebaut sind. 
Die Untereinheiten α7, α8 und α9 sind befähigt, funktionelle Homopentamere zu 
generieren (Millar, 2003). Die Heteropentamere sind im Gegensatz dazu aus zwei oder 
drei verschiedenen α- und β-Untereinheiten aufgebaut. So resultieren Rezeptoren mit 
unterschiedlichen Stöchiometrien, die Einfluss auf deren pharmakologische und 
funktionelle Eigenschaften haben (Millar und Gotti, 2009). 
Die Homopentamere besitzen fünf identische ACh-Bindungsstellen pro Rezeptor, 
lokalisiert an der Schnittstelle zwischen zwei benachbarten α-Untereinheiten. 
Im Gegensatz dazu verfügen die Heteropentamere über zwei α- und drei β-
Untereinheiten und haben dementsprechend zwei ACh-Bindungsstellen, die an der 
Schnittstelle zwischen den α- und β-Untereinheiten liegen (Gotti und Clementi, 2004). 
Eine weitere Unterteilung der nAChR, basierend auf der Eigenschaft, verschiedene 
Liganden zu binden, erfolgt in 2 Gruppen: 1) α-Bungarotoxin (α-BTX)-bindende 
nAChR. Diese Gruppe kann entweder Homopentamere aus den α7, α8, α9 und/oder 
α10 Untereinheiten bilden oder Heteropentamere. 2) nicht α-BTX-bindende nAChR, 
die nur Heteropentamere aus den Untereinheiten α2-α7 und β2-β4 bilden können und 






1.5 Struktur der neuronalen nAChR 
 
Alle Untereinheiten eines neuronalen nAChRs können in folgende Elemente gegliedert 
werden: 
 NH2-terminale extrazelluläre Domäne mit einer Länge von ca. 210-220 
Aminosäuren (AS). Diese beherbergen die Liganden-Bindestelle für Agonisten 
und kompetitive Antagonisten. In der extrazellulären Domäne befindet sich 
zusätzlich ein Cys-loop. Dabei handelt es sich um zwei Cysteinreste (Cys 128 
und Cys 141), getrennt voneinander durch 13 AS. Diese Cys-Reste bilden über 
eine Disulfid-Bindung eine Schleife, die an die Agonisten-Bindung beteiligt ist. 
 Vier kleine (ca. 15-20 AS lang) hydrophobe transmembrane Segmente (M1-M4) 
und zwei kleine hydrophile Schleifen, die die Segmente M1 mit M2 und M2 mit 
M3 miteinander verbinden. Das zweite transmembrane Segment M2 legt den 
Ionenkanal aus (Wonnacott und Barik, 2007). 
 Große intrazelluläre Schleife (100-150 AS) zwischen den Segmenten M3 und 
M4, die ins Zellinnere ragt und Phosphorylierungsstellen hat. 
 Eine kleine COOH–terminale, hydrophile, extrazelluläre Domäne (4-28 AS 
lang) (Kalamida, 2007). 
Die fünf Untereinheiten eines jeden nAChR sind rosettenförmig angeordnet und bilden 
somit eine zentrale Pore, die den Ionenkanal darstellt. Wenn zwei ACh-Moleküle an die 
α-Untereinheiten eines Homopentamers binden, kommt es zu Öffnung des 
kationspezifischen Kanals für etwa 1 µs, bedingt durch die Rotation der M2-Helix 
innerhalb der α-Untereinheit. Durch die Öffnung des Kanals strömen selektiv Ionen 




 und mit weniger Affinität bivalente Ionen wie 
Ca
2+
) entlang ihres chemischen Gradienten und verursachen somit eine 
Membranpotenzialänderung (Wonnacott und Barik, 2007). 
Die Eigenschaft Ionenselektivität des Kanals (d.h. nur Ionen mit entsprechenden Durch-
messer und positiver Ladung können den Kanal durchqueren und in die Zelle gelangen) 
ist bedingt durch die Anlagerung verschiedener Untereinheiten, Durchmesser des 
Kanals und die der Ionenladungen komplementären Ladungen der Kanalwand 
aufbauende Aminosäuren, die ins Kanallumen ragen. Charakteristisch für die nAChR ist 
das Phänomen „inward rectification“. Dabei können die Ionen bei einem positiven 




1.6 Funktionsweise der nAChR 
 
Die nAChR sind Ionenkanäle, die in inaktivem Zustand geschlossen und für Ionen nicht 
durchlässig sind. Nach Binden eines Agonisten an den Rezeptor öffnet sich der Kanal, 
es kommt zu einem selektiven Ionenfluss, gefolgt durch eine Membran-
potenzialänderung (Unwin et al., 2003) mit nachfolgender Depolarisation der 
Zellmembran und Signaltransmission (Ochoa et al., 1998). 
Die nikotinischen ACh-Rezeptoren durchlaufen drei ineinander überführbare 
Konformationsstadien. Man unterscheidet: 
 
 Ruhestadium oder aktivierbares Stadium 
 aktives, geöffnetes Stadium 
 desensibilisiertes Stadium. 
 
Im Ruhestadium liegt der Rezeptor in Abwesenheit eines Liganden vor und ist am 
stabilsten. Seine Pore ist dann geschlossen. Es findet keinen Ionenfluss statt. Wenn ein 
spezifischer Agonist, wie z.B. ACh oder Nikotin, an die extrazelluläre Domäne eines 
Rezeptors bindet, kommt es zu einer Konformationsänderung mit einer Rotation der α-
Helices des M2-Segments einer Untereinheit, der Kanal öffnet sich ca. 3 Å (Wonnacott 
und Barik, 2007) und geht in das aktive Stadium über (Unwin et al., 2003). Ist der 
Rezeptor einigen Milisekunden bis Minuten dem Agonisten exponiert, schließt sich der 
Kanal wieder und es kommt zur Desensibilisierung des Rezeptors. Es findet keinen 
Ionenfluss ins Zellinnere mehr statt. Dieses Stadium ist das stabilste, wenn ein 
Agonisten gebunden ist (Wilson und Karlin, 2001). Werden die nAChR chronisch über 
längere Zeiten (Minuten bis Stunden) einem Agonisten ausgesetzt, werden die 
Rezeptoren funktionell inaktiviert. Der Ionenfluss ist dann unterbunden. Dieser Zustand 
ist bedingt durch die Phosphorylierung der Untereinheiten und ist irreversibel (Olale et 
al., 1997).  
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1.7 Beeinflussbarkeit der nAChR durch Pharmaka 
 
Die Interaktion zwischen einem Liganden und einem nAChR kann unterschiedliche 
Effekte am Rezeptor auslösen. 
ACh ist ein physiologischer Ligand, der alle nAChR aktiviert. Der Rezeptorkanal öffnet 
sich und es erfolgt ein Einstrom von Ionen ins Zellinnere (Wonnacott, 2007). Zusätzlich 
existieren Pharmaka wie Nikotin, die die Wirkung von ACh imitieren und mit ihm um 
seine Bindungsstelle an das aktive Zentrum konkurrieren. Solche Liganden werden als 
kompetitive Agonisten bezeichnet. Nikotin bindet mit unterschiedlicher Affinität an die 
verschiedenen Untereinheiten (α4>α3>α7) (Arneric und Holladay, 2000). Eine 
Ausnahme machen die Untereinheiten α9 und α10 (in Kombination mit α9). Bei diesen 
wirkt Nikotin als Antagonist (Wonnacott, 2007). 
Pharmaka, die mit einem Liganden um die Bindung ans aktive Zentrum eines Rezeptors 
oder in dessen unmittelbarer Nähe konkurrieren und damit die Ligandenbindung 
inhibieren, bilden die Gruppe der kompetitiven Antagonisten. Dazu gehören das 
Schlangengift α-Bungarotoxin (α-BTX), das Gift der Conusschnecken α-Conotoxin (α-
CTX) und Dihydro–β–Erythroidin (DHβE). Sie können reversibel den Rezeptor 
blockieren und bei Erhöhung der Agonistenkonzentration wird ihre Wirkung 
unterbunden (Wonnacott, 2007). 
Allosterische Modulatoren gehören zu den nicht-kompetitiven Liganden. Diese sind 
Substanzen, die ihre Wirkung auf einzelne, vom aktiven Zentrum entfernte 
(allosterische) Interaktionsstellen ausüben. Sie ändern die Agonist-Rezeptor Affinität 
oder die intrinsische Eigenschaften des Rezeptors (Yoshimura et al., 2007). Einige der 
allosterischen Modulatoren haben hemmende Wirkung auf die Rezeptoren und werden 
als negative allosterische Modulatoren bezeichnet. Solche sind Mecamylamin (MEC). 




 können bei allosterischer Bindung die 
Agonistenwirkung verstärken und werden positive allosterische Modulatoren genannt 
(Wonnacott, 2007).  
Einleitung 
15 
1.8 Ziel der Arbeit  
 
Zigarettenrauch ist ein Risikofaktor für die Entstehung von chronisch obstruktiver 
Lungenerkrankung (COPD) und Lungenkarzinomen.  
Nikotin, ein tertiäres Alkaloid der Tabakpflanze, ist ein wichtiger chemisch und 
pharmakologisch aktiver Bestandteil des Tabakrauchs. Aufgrund seiner Lipophilie kann 
Nikotin die Blut-Hirn-Schranke leicht passieren und somit bei chronischer Exposition 
Abhängigkeit verursachen (Katzung, 1998).  
Nikotin hat ein breites Spektrum biologischer Wirkungen-einige wirken sich positiv auf 
den menschlichen Körper aus. Nikotin wirkt über neuronale nikotinische Rezeptoren 
auf die kognitive und motorische Funktion und auf den zerebralen Blutfluss (Leopold et 
al., 2009). Viele Studien haben die antiinflammatorische Eigenschaften des Nikotins 
beschrieben, z.B. bei Typ I-Diabetes im Tiermodell (Mabley et al., 2002) oder bei der 
Behandlung der Colitis ulcerosa beim Menschen (Sandborn, 1999). In vitro reduziert 
Nikotin die Freisetzung von IL-1β und TNF aus Alveolarmakrophagen (Georig et al., 
1992), Lymphozytenproliferation (Kalra et al., 2000) und Expression von CD28-
Molekülen in T-Zellen (Savage et al., 1991) und von B7-Molekülen in 
Alveolarmakrophagen (Blanchet et al., 2004) und wirkt damit antiinflammatorisch. 
Bei der Exposition gegenüber Zigarettenrauch kommt es zu wichtigen biologischen 
Veränderungen im respiratorischen Epithel. Durch Tabakkonsum erfolgt eine Reduktion 
der mukoziliären Clearance und es kommt somit zu einer gestörten Koordination des 
Zilienschlags und Abschwächung des Schutzmechanismus gegenüber eingeatmeten 
Partikeln und Pathogenen. Dadurch steigt das Risiko für Infektionen der Atemwege und 
für die Entstehung von COPD und bronchogenen Karzinomen (Leopold et al., 2009). 
Unklar ist, ob diese Wirkung auch auf Nikotin zurückzuführen ist. 
Entsprechend war es das Ziel der vorliegenden Arbeit, diesen Aspekt abzuklären. 
Angewendet wurde eine von Klein und Mitarbeiter (2008) etablierte Messmethode, mit 
der Messungen der PTG entlang der gesamten Länge der Trachea, unabhängig von der 
Anwesenheit einer Mukusschicht, durchgeführt werden können. Es wurden dabei drei 




1. Bewirkt Nikotinzugabe eine Änderung der Partikeltransportgeschwindigkeit (PTG) in 
der Maustrachea?  
 
2. Falls ja, sind diese Effekte durch nAChR-Antagonisten (α-CTX MII und MEC) 
hemmbar? 
 
3. Ist der α7 nAChR daran beteiligt? Untersuchung an nAChRα7
-/-
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Ampuwa Fresenius Kabi GmbH, Bad Homburg, Deutschland 
Ethanol absolut Riedel de Haёn AG, Seelze, Deutschland 
Glukose Merck KgaA, Darmstadt, Deutschland 
HEPES Carl Roth GmbH & Co, Karlsruhe, Deutschland 
Isofluran Baxter GmbH, Unterschleißheim, Deutschland 
Kaliumchlorid Merck KgaA, Darmstadt, Deutschland 
Kalziumchlorid-2-Hydrat Merck KgaA, Darmstadt, Deutschland 
Magnesiumchlorid-6-Hydrat Merck KgaA, Darmstadt, Deutschland 
Natriumchlorid Carl Roth GmbH & Co, Karlsruhe, Deutschland 
 




Die folgende Tabelle stellt die verwendete Pharmaka und deren Hersteller dar, die für 
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α-Conotoxin MII Tocris Bioscience, Missouri, USA  10-3  

















Tab. 2: Verwendete Pharmaka 
 
2.1.3 Puffer und Lösungen 
 
Hepes-Ringer-Puffer, pH 7,4  
 
Folgende Substanzen wurden für die Herstellung von 1 Liter Hepes-Ringer-Puffer 
verwendet: 
 
 0,418 g Kaliumchlorid (KCl) 
 7,97 g Natriumchlorid (NaCl) 
 1,98 g Glukose 
 2,38 g HEPES 
 1,0 ml 1 M Magnesiumchlorid-6-Hydratlösung (MgCl2x6H2O ) 
 2,2 ml 1 M Kalziumchlorid-2-Hydratlösung (CaCl2x2H2O )  
 
Der Puffer wurde mit aqua dest auf 1 Liter aufgefüllt. Durch die Zugabe von 23 ml 
einer 1 M Natronlauge (1 M NaOH) erfolgte die Einstellung eines pH-Wertes von 7,4. 




Zum Herstellen des Sylgardgels 184 wurden 9 Teile Sylgard 184 Base (Dow Corning  
GmbH, Wiesbaden, Deutschland) und 1 Teil Sylgard 184 Härter (Dow Corning GmbH,   
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Wiesbaden, Deutschland) abgewogen und 2 Stunden lang bei Raumtemperatur auf 
einem Magnetrührer zusammengemischt. Das Gemisch wurde 2 Stunden in einen 
Exsikkator gestellt, der an einer Vakuumpumpe angeschlossen war, um die so 
entstandenen Luftbläschen zu entfernen. Auf dem Boden eines 0,17 mm dicken Delta 
T-Dish wurden 1,2 ml von dem Gel mittig aufgetragen. In einem Wärmeschrank 
erfolgte die Aushärtung bei 65°C über die Nacht. 
 
2.1.4 Geräte und Laborbedarf 
 
Die folgende Tabelle zeigt die Materialien und Geräte, die für die Durchführung der 






0,17 mm Bodendicke, klar Bioptechs Butler, PA, USA 
Minutien, Größe 15 Fiebig Lehrmittel Berlin, Deutschland 
Dynabeads Dynal Bioptech Oslo, Norwegen 
Sylgard 184 Dow Corning GmbH Wiesbaden, Deutschland 
Lichtmikroskop BX 51WI Olympus GmbH Hamburg, Deutschland 
Objektiv UMPlan FI 20x/0.50W Olympus GmbH Hamburg, Deutschland 
CMOS Kamera EHD Imaging GmbH Damme, Deutschland 
Software: Image-Pro Plus  
Analyzer 6.2  Media Cybernetics Inc. Silver Spring, USA 
 





Für die Versuche wurden Mäuse beiderlei Geschlechts der Zuchtlinie C57Bl/6 sowie 
gendefiziente Tiere (α7–Untereinheit des nAChR) und deren entsprechenden Wildtyp 
(WT)-Stamm verwendet. Sie stammten sowohl aus der Zucht des zentralen Tierlabors 
der Justus-Liebig-Universität Gießen als auch aus einer spezifiziert pathogen-freien 
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Haltung (SPF; Harlan Winkelmann, Borchem). Alle verwendeten Tiere hatten ein Alter 
von mindestens 15 Wochen und wurden durch eine Überdosis Isofluran (Baxter GmbH, 
Unterschleißheim, Deutschland) getötet. 
 
 




Die getöteten Mäuse wurden in Rückenlage an den Extremitäten fixiert. Durch einen 
Hautschnitt im Bereich des Beckens wurde die Bauchhöhle geöffnet und die Aorta 
abdominalis durchtrennt. Dies führte zum Ausbluten der Tiere. Anschließend erfolgte 
die Thoraxeröffnung durch Entfernen des Diaphragmas. Die Rippen wurden zusammen 
mit dem Brustbein entfernt. Die Trachea wurde von umgebendem Fettgewebe, 
Blutgefäßen und anhängendem Ösophagus freipräpariert und mit einem Schnitt kaudal 
des Kehlkopfes sowie einem Schnitt kranial der Bifurcatio tracheae abgetrennt. 
Gleich nach der Entnahme wurde die Trachea mittig in ein mit kalter HEPES-Ringer- 
Lösung (4-8°C) gefülltes Delta T-Kulturschälchen gelegt. Dabei wurde der Muskulus. 
trachealis (M.trachealis) nach oben ausgerichtet. An den beiden Enden erfolgte die 
Fixierung der Trachea mit jeweils einer Minutie, Größe 15, in natürlicher Streckung. Im 
Delta T-Kulturschälchen erfolgte die Entfernung von Präparierresten, die ein möglicher 
Störfaktor bei der nachfolgenden Messung sein könnten. Der M. trachealis wurde der 
Länge nach aufgeschnitten. Anschließend wurde die vorhandene kalte HEPES-Ringer 
Lösung gegen eine 1,5 ml einer auf 37°C vorgewärmte HEPES-Ringer-Lösung aus-
getauscht. Das so vorbereitete Delta T-Kulturschälchen wurde in einen Halter unter dem 
Mikroskop Olympus BX51WI eingespannt. In der vorgewärmten HEPES-Ringer-
Lösung wurde ein 20er Wasserimmersionsobjektiv (UMPlan Fl 20x/0.50W, Olympus, 
Hamburg, Deutschland) eingetaucht. Dadurch konnte einen Temperaturabfall zu Beginn 
der Versuchen vermieden. Der Halter war beidseitig über Thermostatfühler mit einem 
integrierten Heizsystem (Bioptechs) verbunden, welches über die gesamte Versuchs-
dauer eine Temperatur von 30°C erhielt (Abb. 1).  
Um eine optimale konstante Temperatur der Hepes-Ringer-Lösung während der 
gesamte Versuchsdauer zu gewährleisten, wurden vor den Versuchen bei den 
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verwendeten Delta T-Kulturschälchen Vormessungen am Thermostat vorgenommen. 
Dabei wurden nur diejenigen T-Schälchen für die spätere Versuche benutzt, die eine 
Temperatur von 30°C über 2 Stunden aufwiesen. 
Nachfolgend wurden 10 min vor dem Versuchsbeginn 2,3 µl Dynabeads (Poly-
styrenkügelchen mit einem Durchmesser von ca. 2,8 µm, Invitrogen Dynal AS, Oslo, 
Norwegen) seitlich der aufgespannten Trachea hineinpipettiert und mehrmals vorsichtig 
mittels einer Pipette durchmischt. An das Mikroskop oberhalb des Okulars war eine 
monochrome CMOS Kamera (EHD Imaging GmbH, Damme, Deutschland) 
angeschlossen, die die in bestimmten Zeitabschnitten aufgenommenen Bilder an einen 
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2.2.2 Messungen der Partikeltransportgeschwindigkeit 
2.2.2.1 Vorbereitung des Mikroskops 
 
Zunächst wurde ein Delta T-Kulturschälchen mit destilliertem Wasser aufgefüllt und 
unter das Mikroskop eingespannt. Bei eingeschalteter Lichtquelle wurde das 20er 
Objektiv eingetaucht, um entsprechend vorgewärmt zu werden. 
 
2.2.2.2 Messungen der PTG der Trachea 
 
Die Messungen wurden mit dem Imaginganalysesoftware „StreamPix“ (Norix Inc., 
Montreal, Kanada) durchgeführt und mit dem Softwareprogramm „Image-Pro Plus 
Analyzer 6.2“ (Media Cybernetics Inc., Silver Spring, USA) ausgewertet. 
Für die Messungen wurde ein Trachealabschnitt zwischen zwei Knorpelspangen 
ausgesucht, der möglichst in der Mitte der Trachea lag und frei von Blutgefäßen war. 
Damit sich keine der Dynabeads am Boden des Sylgardgels ablagern, erfolgte 30 s vor 
jeder Messung eine zweimalige Durchmischung der HEPES-Ringer-Lösung mit Hilfe 
der Pipette. 
Die Bilder wurden bei einer Auflösung von 1280 x 960 Bildpunkten und zu bestimmten 
Zeitmesspunkten (siehe Protokolle) aufgenommen. Zu den entsprechenden Mess-
punkten wurden 200 Bilder pro Film (Zeit zwischen 2 Filmen: 84 ms) mit einer 20 MHz 
Aufnahmefreuenz gemacht. 
 
2.2.2.3 Versuche an C57Bl/6 Mäusen 
 
Bei den Versuchen zur Überprüfung der Desensitisierung der nAChR wurde Nikotin in 
verschiedenen Konzentrationen eingesetzt. Dabei wurden bei jedem Versuch drei 
aufeinanderfolgenden Applikationen gleicher Konzentration hinzupipettiert. Es wurden 
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Abb. 2: Versuchsprotokoll zur Überprüfung der Desensitisierung der nAChR bei Niko-
tinzugabe an C57Bl/6 Mäusen 
 
2.2.2.4 Versuche mit Agonisten und Antagonisten der nAChR 
 
Die Messungen an der Trachea erfolgten 30 min nach der Tötung des Tieres und der 
Fixierung der Trachea. Es wurde die Wirkung des nikotinischen Rezeptoragonisten 
Nikotin und der Rezeptorantagonisten α-CTX MII bzw. MEC auf die PTG gemessen. 
 
2.2.2.5 Versuche mit Nikotin in einer Endkonzentration von 10-4 M  bei 
nAChRα7-/- Mäusen und entsprechendem WT-Stamm 
 
Für diese Versuche wurden nAChR α7-Knock-out (KO)-Mäuse und ihr korrespondier-
render WT-Stamm benutzt. 
Zunächst wurden 6 Aufnahmen in Abständen von 5 min zur Bestimmung der 
Basisgeschwindigkeit gemacht. Nach der 55. min erfolgte die Zugabe von 1,5 µl 
Nikotin (Endkonzentration 10
-4 
M) und es erfolgten 4 Aufnahmen in Abständen von 2 
min und darauf folgend 2 Aufnahmen in Abständen von 4 min. Zur Überprüfung der 
Vitalität der Trachea erfolgte 5 min vor Messende die Zugabe von 1,5 µl ATP 
(Endkonzentration 10
-4 
M) und es wurden entsprechend 5 Aufnahmen in Abständen von 
1 min gemacht (Abb. 3).  
Für die gleichmäßige Verteilung der Dynabeads und der zugegebenen Substanz wurde 
der sich im Kulturschälchen befindliche Puffer vorsichtig mit einer Pipette vermischt. 
Um durch das Mischen entstandenen Bewegungen der Flüssigkeit und dadurch eine 
Verfälschung in der Messung der PTG zu minimieren, erfolgten die Aufnahmen erst 1 
min nach dem Mischen. 
30-35-40-45-50-55-56-58-60-62-66-70-71-73-75-77-81-85-86-88-90-92-96-100-101-102-103-104-105 [mi] 
Nikotin Nikotin Nikotin ATP 10
-4
 M 
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Abb. 3: Versuchsprotokoll zur Messung der PTG nach Zugabe von Nikotin und ATP 
 
2.2.2.6 Versuche mit den Antagonisten α-CTX MII (Endkonzentration 10-3 M) 
bzw. MEC (Endkonzentration 10
-4
 M) und die entsprechenden Kontrollen 
bei C57/Bl6 Mäusen 
 
Bei den C57/Bl6-Mäusen wurde nach der 55. min 1,5 µl α-CTX MII bzw. MEC 
hinzupipettiert und es erfolgten 3 Aufnahmen in Abständen von 2 min. Gleich im 
Anschluss wurde 1,5 µl Nikotin (Endkonzentration von 10
-4
 M) zugegeben. Es erfolgten 
4 Aufnahmen in Abständen von 2 min und 2 Aufnahmen in Abständen von 4 min. 
Abschließend erfolgte 5 min vor dem Messenden die Vitalitätskontrolle mit 1,5 µl ATP-
Lösung (Endkonzentration 10
-4
 M) (Abb. 4). 
Anstelle von α-CTX MII bzw. MEC wurde als Negativkontrolle nach dem gleichen 
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-4
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Die Auswertung und Berechnung der durchschnittlichen PTG erfolgte mit Hilfe des 
Programms Image-Pro Plus Analyzer 6.2 (Media Cybernetics Inc., Silver Spring, USA). 
Im Folgenden werden die Schritte der Auswertung für einen einzelnen Zeitpunkt 
dargestellt. Für die Messung wurde ein Abschnitt zwischen zwei Knorpelspangen 
ausgesucht, möglichst frei von Blutgefäßen und mit den hinzupipettierten Dynabeads 
aufgenommen (Abb. 7A). Von allen aufgenommenen Bilder eines Filmes wurde 
zunächst ein Durchschnittsbild erzeugt und dieses anschließend von jedem Bild 
abgezogen, um so nicht veränderliche Teile des Bildes von den sich bewegenden Teile 
zu differenzieren. Alle Bilder wurden kopiert und anschließend von 12 Bit-
Graustufenbildern automatisch auf 8 Bit umgewandelt (Abb. 7B). Für die so entstand-
einen binären Bilder wurde ein Schwellenwert zwischen 500 und 1000 gewählt. Damit 
wurden die sichtbaren Dynabeads in Weiß und der Hintergrund in Schwarz dargestellt. 
Dadurch konnte das Softwareprogramm den zurückgelegten Weg d und die PTG v 
(v=d/t2-t1, t = Zeit in [min]) der einzelnen Partikel errechnen.  
Bei dem zurückgelegten Weg ist zu unterscheiden zwischen der idealer Distanz (die 
Distanz zwischen Start- und Endpunkt) und akkumulierter Distanz D (die Summe aller 
Distanzen vom Startpunkt aus) (Abb. 5a und 5b). Aus diesen Größen wurden ermittelt: 
 
1) MW=Mittelwert der Durchschnittsgeschwindigkeit der Partikel  
2) MD=Medianwert der Durchschnittsgeschwindigkeit der Partikel 
3) MW<1.15=Mittelwert der Durchschnittsgeschwindigkeit aller Partikel, deren 
zurückgelegter Weg nicht mehr als 15% von der idealen Distanz abweicht 
4) MD<1.15=Median der Durchschnittsgeschwindigkeit aller Partikel, deren 
zurückgelegter Weg nicht mehr als 15% von der idealen Distanz abweicht 
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Abb. 5: Graphische Darstellung der a). Distanz zum Ausgangspunkt DA (ideale 
Distanz), b) akkumulierten Distanz DB und c) der Geschwindigkeit v.(modifiziert nach 
der Software „Image Pro Plus Analyzer 6.2“) 
 
Um den MW bzw. MW<1.15 der Durchschnittsgeschwindigkeit zu ermitteln, wurden 
pro Messpunkt die Tracks der Partikel ausgewählt, die in 10 aufeinanderfolgenden 
Bilder sichtbar waren (Abb. 7D). Zusätzlich wurden nur solche Partikel in die 
Auswertung aufgenommen, deren zurückgelegter Weg nicht mehr als 15% vom idealen 
Weg (direkter Weg zwischen Start- und Endpunkt) (Q<1.15) abwichen. Dadurch 







Abb. 6: Darstellung der möglichen Wegstrecken einzelner Partikel, die als Auswerts-
kriterium dienen. Partikel a und b werden in die Auswertung einbezogen; Partikel c und 
d weichen mehr als 15% vom idealen Weg ab und werden bei der Auswertung nicht 
berücksichtigt. 
Die gewonnenen Werte wurden in eine Excel-Tabelle eingefügt. Dabei wurde die 







a, b, c, d  gezeichneter Weg 
einzelner Partikel 
S  Startpunkt 
E Endpunkt 
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(x-Achse) gegen die Zeit in min (y-Achse) nach Entnahme der Trachea dargestellt. 
Die Durchschnittsgeschwindigkeit wird von der Software in einer spezifischen Einheit 
für das Programm angegeben. Damit sie in µm/s angegeben werden kann, musste der 
Wert mit einem für das Objektiv errechneten Faktor multipliziert werden. Für das hier 
verwendeten 20er Objektiv betrug er 0,0073885. 
 
          
 
           
Abb. 7: Darstellung der Trachealoberfläche mit Dynabeads und der Schritte der Bild-
verarbeitung zur Ermittlung der PTG mit dem Softwareprogramm „Image-Pro Plus“. 
A) Trachealoberfläche mit Dynabeads (mit einem Durchmesser von 2,8 µm). 
B) Elektronisch ermitteltes Durchschnittsbild von allen Bildern eines Films nach 
Graustufenumwandlung von 12 Bit in 8 Bit. 
C) Markierte Dynabeads in roter Farbe dargestellt.  
D) Tracks (zurückgelegter Weg) eines jeden Partikels innerhalb eines Films. 
Dargestellt in unterschiedlicher Farben. 
A) B) 
C) D) 




Für die statistische Datenauswertung wurde die Software SPSS 17.0 (SPSS Inc. 
Headquarters Chicago Illinois, USA) verwendet. Um festzustellen, ob die durch Nikotin 
bedingte Steigerung der PTS in der Grundgesamtheit normal verteilt ist, wurde der 
Kolmogorov-Smirnov-Test benutzt. Dieser zeigte keinen signifikanten Unterschied der 
Datenverteilung zur Normalverteilung. Anschließend wurden sowohl explorative 
Datenanalysen als auch ANOVA (bei K>2 Gruppen) bzw. t-Test (bei K=2 Gruppen) 
durchgeführt. Die Ergebnisse wurden bei p≤0,05 als signifikant und bei p≤0,001 als 





3.1 Konzentrationsabhängigkeit und Desensitisierung der 





Abb. 8: Einfluss von 10
-7
 M Nikotin auf die PTG. 
 
Drei aufeinanderfolgende Applikationen von Nikotin in einer Konzentration von 10
-7 
M 
bewirkten keine Änderung der PTG. Die Zugabe von ATP in der 100. Minute erhöhte 

















































Abb. 9: Einfluss von 10
-6
 M Nikotin auf die PTG. 
 
 
Bei der ersten Zugabe von 10
-6
 M Nikotin erfolgte eine leichte Steigerung der PTG. 
Nach der zweiten Nikotin-Zugabe in der 70. min stieg die Geschwindigkeit ebenfalls 
kurzfristig an. Eine weitere Zugabe von Nikotin 10
-6
 M in der 85. min verursachte keine 
weitere Änderung der PTG. Durch die anschließende ATP-Zugabe in der 100. min 
















































Abb. 10: Einfluss von 10
-5
 M Nikotin auf die PTG. 
 
 
Bei der ersten Zugabe von 10
-5
 M Nikotin erfolgte eine Steigerung der PTG, die bei 
erneuter Zugabe nicht eindeutig wiederholbar war. Die Vitalität der Präparation wurde 















































Abb. 11: Einfluss von 10
-4
 M Nikotin auf die PTG. 
 
 
Der erste Stimulus mit 10
-4
 M Nikotin führte zu einer beträchtlichen Steigerung der 
PTG, die innerhalb der nächsten 15 min wieder sank. Bei der nachfolgenden Zugabe 
von Nikotin in der 70. min erfolgte nur noch eine leichte Erhöhung und fast keine mehr 
bei der dritten Nikotinapplikation. Die Zugabe von ATP in der 100. min diente der 












































3.2 Messung der PTG in der Trachea nach Zugabe von Nikotin (10-4 
M) und ATP (10
-4
 M) 
3.2.1 PTG nach Zugabe von Nikotin bei C57Bl/6 Mäusen 
 
Der Messbeginn erfolgte in der 30. min. Während der nächsten 25 min erfolgten in 
Abständen von 5 min Aufnahmen der PTG (Abb.10). Dabei wurde eine signifikante 
Abnahme der Geschwindigkeit von 44,33 ± 5,41 µm/s [X ± SEM] auf 29,81 ± 2,90 
µm/s festgestellt (p=0,046). Gleich nach der Aufnahme in der 55. min wurde Nikotin 
hinzupipettiert (Endkonzentration von 10
-4
 M). Innerhalb der ersten Minute wurde eine 
signifikante Steigerung (p=0,016) der PTG auf 98,45 ± 11,81 µm/s festgestellt. In den 
nächsten 6 Aufnahmen, die jede 2. min erfolgten, sanken die Werte auf 50,75 ± 7,86 
µm/s. Um die Vitalität der Trachea zu überprüfen wurde in der 70. min ATP 
(Endkonzentration 10
-4
 M) dazugegeben. Dies führte zu einer signifikanten Zunahme 
der Geschwindigkeit innerhalb 1 min auf 94,64 ± 8,45 µm/s (p=0,044) und hielt sich bis 






Abb. 12: PTG nach Zugabe von Nikotin gefolgt von ATP bei C57Bl/6 Mäusen. 
Dargestellt sind die MW der Geschwindigkeitsmessungen mit dazugehörigen 
Standardfehlern (SEM). Die Kurve mit Vierecksymbolen zeigt die Werte aller 
transportierten Partikel. Die Kurve mit Dreiecksymbolen stellt nur solche Partikel dar, 
bei denen der zurückgelegte Weg zwischen einem Start- und Endpunkt der Messung 
nicht mehr als 15% vom direkten Weg abweicht (Q<1,15). Die Zugabe von ATP diente 


















































Nach einen signifikanten Abfall der PTG von 50,26 ± 2,7 µm/s auf 27,68 ± 3,17 µm/s 
(p≤0,001) über die ersten 25 min nach Versuchsbeginn bewirkte die Zugabe von 
Nikotin (Endkonzentration 10
-4
 M) eine signifikante Steigerung der PTG. In den 
nächsten 15 min nach Nikotinzugabe wurde die PTG in Abständen von 2 min 
gemessen. Bereits in der 56. min konnte eine signifikante Steigerung auf 84,99 ± 19,82 
µm/s (p=0,030) gemessen werden. In der 58. Minute erreichte die Geschwindigkeit ein 
Maximum von 91,59± 23,65 µm/s. Zwischen Nikotin und der ATP Zugabe in der 70. 
Minute wurde erneut eine signifikante Senkung der PTG auf 43,96 ± 8,38 µm/s 
festgestellt (p=0,031). Nach Zugabe von ATP erreichte die PTG einen maximalen Wert 
von 91,68 ± 14,06 µm/s und in den nächsten 5 min bis zum Versuchsende stellte sich 












Abb. 13: PTG nach Zugabe von Nikotin gefolgt von ATP bei α7 nAChR -/- Mäusen. 
Dargestellt sind die MW der Geschwindigkeitsmessungen mit dazugehörigen SEM. Die 
Kurve mit Kreissymbolen zeigt die Werte aller transportierten Partikel. Die Kurve mit 
Rautensymbolen stellt nur solche Partikel dar, bei denen der zurückgelegte Weg 
zwischen einem Start- und Endpunkt der Messung nicht mehr als 15% vom direkten 














































3.2.3 Vergleich der PTG nach Nikotin- und ATP-Zugabe bei nAchRα7 
-/- 
und C57Bl/6 WT Mäusen  
 
Startgeschwindigkeit 
Zum Startpunkt der Versuche betrug die Geschwindigkeit der Partikel bei den Bl6 
Mäusen 44,33 ± 5,41 µm/s. Dies war nicht signifikant unterschiedlich im Vergleich zu 




PTG nach 25 min Versuchsdauer 
Nach 25 min ergab die PTG bei den C57Bl/6 WT Mäusen einen Wert von 27,68 ± 3,17 
µm/s. Zu diesem Zeitpunkt lag der Wert der PTG bei den nAchRα7 
-/- 
 Mäusen bei 29,81 
± 2,90 µm/s. Bei der statistischen Auswertung konnte kein signifikanter Unterschied 
zwischen den KO-Mäusen und dem entsprechenden WT-Stamm gezeigt werden. 
 
PTG nach Nikotinzugabe 
Nach der Nikotinzugabe lag der MW in der 56. min bei den C57Bl/6 WT-Mäusen bei 
98,45 ± 11,81 µm/s. Mit einem Wert von 84,99 ± 19,82 µm/s zeigten die nAchRα7
-/-
 
Mäusen zu dem gleichen Zeitpunkt keinen signifikanten Unterschied zur PTG ihres 
entsprechenden WT-Stammes. Auch in den nächsten 15 min bis zur ATP-Zugabe 
zeigten die nAchRα7
-/-
 Mäuse keinen signifikanten Unterschied in der PTG zu dem 
entsprechenden WT-Stamm. 
 
PTG nach ATP-Zugabe 
Die Zugabe von ATP in 70 min zeigte keine signifikanten Unterschiede zwischen den 
beiden getesteten Mäusestämmen. In der 71. Minute erreichte die PTG der WT-Mäuse 
einen MW von 94,64 ± 8,45 µm/s und bei den nAchRα7
-/-
 Mäusen von 91,68 ± 14,6 
µm/s.  
Zusammenfassend lässt sich sagen, dass während des gesamten Versuchs die PTG der 






Abb. 14: Vergleichende Darstellung der PTG des getesteten KO-Stammes und des 
korrespondierenden WT-Stammes nach exogener Nikotin- und ATP-Zugabe. Dargestellt 
sind die MW mit SEM jedes Stammes. Die Kurve mit den Vierecksymbolen stellt die 













































3.3 Auswirkung der Gabe von Nikotinrezeptorantagonisten auf die 




Zu Versuchsbeginn in der 30. min betrug die PTG 52,08 ± 2,27 µm/s. In den nächsten 
25 min bis zur Nikotin–Zugabe kam es zu einem signifikanten Abfall der 
Geschwindigkeit auf 25,08 ± 9,3 µm/s. Da in den nachfolgenden Versuchen der Einsatz 
von in Wasser gelösten Nikotinrezeptorantagonisten vorgesehen war, wurde in der 56. 
min Wasser dazugegeben. Dies diente als Kontrolle, um zu überprüfen, ob der 
Pipettiervorgang als solcher einen Einfluss auf die PTG hat. Diese Wasser-Zugabe 
bewirkte keine signifikante Steigerung der Geschwindigkeit (p=0,172). In der 60. min 
erfolgte die Nikotin-Zugabe (Endkonzentration 10
-4
 M), was eine signifikante 
Steigerung der MW von 25,08 ± 9,3 µm/s auf 54,58 ± 7,3 µm/s (217,6%) erbrachte. In 
den nächsten 15 min bis zur ATP-Zugabe kam es zu einem signifikanten Abfall der 
PTG bis auf 24,93 ± 2,98 µm/s. Zur Überprüfung der Vitalität der Trachea wurde ATP 
in einer Endkonzentration von 10
-4
 M dazugegeben. Dies führte zu einem erneuten 
signifikanten Anstieg der PTG auf 67,95 ± 7,10 µm/s. 
In der Versuchsreihe mit MEC fiel die Geschwindigkeit der Partikel von 
Versuchsbeginn bis zur 56. min von 63,60±8,61 µm/s signifikant auf 29,75±6,40 µm/s. 
Die Zugabe von MEC (Endkonzentration 10
-4
 M) in der 56. min hatte alleine keinen 
Einfluss auf die PTG. Bei der darauf folgenden Zugabe von Nikotin (Endkonzentration 
10
-4
 M) erfolgte aber nach vorheriger MEC-Gabe keine Stimulation der 
Geschwindigkeit. Die Zugabe von ATP (Endkonzentration 10
-4
 M) ergab eine 
signifikante Erhöhung der PTG von 23,45 ± 2,30 µm/s auf 67,85 ± 9,28 µm/s, was ein 






Abb. 15: Vergleichende Darstellung der PTG nach Zugabe von MEC, Nikotin und ATP 
und die entsprechenden Kontrollen bei C57/Bl6 Mäusen. Nach Zugabe von MEC 
(Endkonzentration 10
-4
 M) bewirkte Nikotin keine Stimulation der PTG mehr. Die 
Zugabe von H20 hatte keinen Einfluss auf die PTG. 
 
3.3.2 α-Conotoxin MII 
 
Zu Beginn in der 30. min zeigte die PTG einen Wert von 57,80 ± 3,82 µm/s. In den 
nächsten 25 min bis zur Nikotin-Zugabe kam es zu einem signifikanten Abfall der PTG 
auf 28,54±4,91 µm/s. In der 56. min wurde Wasser dazugegeben. Im weiteren 
Versuchsverlauf 2 min nach Wasser-Zugabe in der 58. min erfolgte eine nicht 
signifikante Steigerung der Geschwindigkeit (p=0,172), die in der 60. min wieder sank. 
In der 60. min wurde Nikotin in einer Endkonzentration von 10
-4
 M zugegegeben. Dies 
führte zu einer signifikanten Steigerung der MW von 27,10 ± 5,27 µm/s auf 57,49 ± 
12,55 µm/s (p=0,03). In der 63. min erreichte die PTG die Maximalgeschwindigkeit von 
60,41 ± 13,67 µm/s. In den nächsten 15 min bis zur ATP-Zugabe kam es zu einem 
signifikanten Abfall der PTG bis auf 31,87 ± 8,02 µm/s. Die anschließende Zugabe von 
ATP führte zu einem erneuten signifikanten Anstieg der PTG auf 71,28 ± 4,29 µm/s, 
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Auch in der Versuchsreihe mit α-CTX MII (Endkonzentration 10-3 M) zeigte sich 30 
min nach Versuchsbeginn eine signifikante Abnahme der PTG von einem Startwert 
58,85 ± 4,77 µm/s auf 40,73 ± 5,30 µm/s. Die Zugabe von α-CTX MII 
(Endkonzentration 10
-3 
M) in der 55. min hatte keinen Einfluss. Die nachfolgende 
Zugabe von Nikotin führte innerhalb 1 min zu einem signifikanten Anstieg auf 82,51 ± 
11,27 µm/s (p=0,003). Hierbei bestand kein signifikanter Unterschied zur 
Versuchsgruppe mit Vehikelzugabe (H2O). Nach 15 min Messdauer und einer 
signifikanten Abnahme der Geschwindigkeit bis auf 35,01 ± 3,72 µm/s erfolgte die 
Überprüfung der Vitalität der Trachea durch ATP-Zugabe. Dies konnte analog zu den 
anderen Versuchen die Geschwindigkeit signifikant bis auf 70,72 ± 10,67 µm/s 
(p=0,016) steigern (Abb. 16). 
 
Abb. 16: Vergleichende Darstellung der PTG nach Zugabe von α-CTX MII, Nikotin 
und ATP und die entsprechenden Kontrollen mit H2O bei C57/Bl6 Mäusen. Sowohl die 
α-CTX MII-Zugabe als auch die Kontrollen mit H2O hatten keinen Einfluss auf die 
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4.1 Messung des ziliären Partikeltransports mittels einer etablierten 
Methode 
 
Der Einfluss verschiedener Faktoren (chemische, mechanische und elektrische), die den 
effektiven ziliären Partikeltransport in der Trachea modulieren, wurde bereits in vielen 
Studien behandelt. In ihrer Arbeit von 1996 beschrieben Wanner und Mitarbeiter neben 
der ZSF auch einen physiologisch ablaufenden Zilienschlag und das koordinative 
Zusammenspiel innerhalb einer zilientragenden Zelle und zwischen den benachbarten 
zilientragenden Zellen als wichtige Parameter (Wanner et al., 1996).  
Zur Ermittlung des ziliären Partikeltransports wurde in der vorliegenden Arbeit unter 
Berücksichtigung dieser Einflussfaktoren ein von Klein und Mitarbeiter (2008) neu 
etabliertes videomikroskopisches System verwendet. Bei diesem Messsystem wurde der 
Partikeltransport in der explantierten und geöffneten Trachea durch ein 
Immersionsobjektiv bei einer während des gesamten Versuchs konstanten Temperatur 
von 30°C des Mediums (Hepes-Ringer-Lösung) aufgenommen und analysiert.  
In vielen der früheren Veröffentlichungen wurde die tragende Rolle des 
Zusammenspiels zwischen Zilien und Mukusschicht beschrieben, damit es überhaupt zu 
einem effektiven Partikeltransport kommen kann (Sadè et al., 1970; Wanner et al., 
1996). Die Funktion der Zilien konnte in den bisher verwendeten Messsystemen nicht 
getrennt von der darauf liegenden Mukusschicht betrachtet werden (Connolly et al., 
1978). Über die Wichtigkeit der Mukusschicht und den Zusammenhang zwischen 
Mukus und Partikeltransport schreiben 1988 auch Sleigh und Mitarbeiter. Sie stellen 
fest, dass der Ersatz des Mukus durch eine Ringer-Lösung eine Abnahme des 
Partikeltransports bewirken kann. Im Gegensatz dazu bleibt die ZSF unverändert 
(Sleigh et al., 1988). 
Dass die ZSF einen Einfluss auf die Partikel- sowie Strömungsgeschwindigkeit hat, 
wurde am hier verwendeten Modell belegt. Hussong und Mitarbeiter (2008) führten die 
ersten µPIV/PTV (micro Particle Image Velocimetry) Messungen an explantierten 
Mäusetracheen durch. Sie konnten simultane Messungen der Strömungs-
geschwindigkeit und des Partikeltransports durchführen. Der Partikeltransport in der 
Maustrachea wies signifikante Unterschiede im Vergleich zu den zilien-induzierten 
Diskussion 
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Strömungen auf, die auf der Epitheloberfläche in Einzelfällen bis zu 90° Abweichungen 
zeigten (Hussong et al., 2008). In wandnahen Bereichen wies der Fluidtransport 
Richtungsänderungen auf, bedingt durch die topographischen Eigenschaften der 
Epitheloberfläche und beeinflusst durch den Zilienschlag. Größere Gruppierungen der 
zilientragenden Zellen bewirkten eine deutliche Zunahme der zeitgemittelten, räumlich 
begrenzten Geschwindigkeit. Generell zeigten die Versuche einen durch den 
Zilienschlag hervorgerufenen Flüssigkeitsstrom, der die in der Flüssigkeit sich 
befindenden Partikel mitnimmt, wobei unmittelbar auf dem Epithel Ablenkungen der 
Partikel erfolgen können. Mukus ist für diese Vorgänge nicht erforderlich (Hussong et 
al., 2008). 
Bei der in der vorliegenden Arbeit verwendeten Messmethode wurde die Mukusschicht 
durch ein vorsichtiges Waschen der Trachea mit Hepes-Ringer-Lösung entfernt. 
Während der gesamten Versuchsdauer befand sich die Trachea in Hepes-Ringer-
Lösung, es erfolgte somit auch kein Aufbau einer Sekretschicht während der 
Messungen. Die PTG-Messungen entlang der gesamten Trachea sind daher unabhängig 
von eventuell parallel ablaufenden Änderungen des Trachealsekrets (Klein et al., 2008). 
 
4.2 Nikotin vermittelt über nAChR eine stimulierende Wirkung auf 
PTG  
 
ACh spielt eine wichtige regulative Rolle bei der Auslösung und dem Erhalt der 
Zilienbewegung. Erste Beweise dafür wurden in Experimenten an Protozoen 
(Paramecium caudatus) und der Kiemenplatte der Seemuschel, Mytilis edulis, geliefert. 
Dabei konnte gezeigt werden, dass ACh und Physostigmin, ein Inhibitor des ACh-
abbauenden Enzyms AChE, die Zilienbewegung aktivieren können (Bülbring et al., 
1953). 
Bei Versuchen am Ösophagus des Frosches sowie an der Trachea von Kaninchen und 
Menschen konnten erneut Kordik und Mitarbeiter (1952) sowie Sastry und Sada-
vongvivad (1978) eine stimulierende Wirkung von ACh nachweisen. Die anschließende 
Zugabe von Atropin, einem Antagonisten an mAChR Rezeptoren, führte zu einer 
Reduktion der Zilienbewegung. Bei Versuchen an kultivierten, zilientragenden Zellen 
der Schafstrachea führte die ACh-Zugabe zu einer Erhöhung der ZSF. Atropin-Zugabe 
hemmte die Zilienaktivität (Salathe et al., 1997). Schon 1905 berichtete John Langley 
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über das Pflanzenalkaloid Nikotin, das gleiche Wirkung auf die Nervenendigungen des 
autonomen Nervensystemsystems hat wie die rezeptor-vermittelte Antwort durch ACh 
(Langley, 1905).  
Nikotin kann alle nAChR aktivieren, mit Ausnahme der Rezeptoren, die aus den α9- 
und α9α10 Untereinheiten aufgebaut sind, wo Nikotin eine hemmende Wirkung hat 
(Wonnacott, 2007). Über die widersprüchliche Natur des Nikotins schrieben Gahring 
und Rogers (2006). Aufgrund seiner lipophilen Eigenschaften wird Nikotin, einmal 
gebunden an einem nAChR, nicht so schnell abgebaut und entfernt wie die natürlichen 
Liganden ACh und Cholin und kann über längeren Zeiten in verschieden Geweben 
akkumulieren (Gahring und Rogers, 2006). Die Akkumulation von Nikotin und die lang 
anhaltende Bindung am Rezeptor können eine dauerhafte Desensibilisierung oder die 
vollständige Blockierung des Rezeptors verursachen (Hogg et al., 2003), abhängig von 
der Dauer der Exposition, Konzentration und Expression der einzelnen Rezeptor-
untereinheiten (Gahring und Rogers, 2006). 
Kordik und Mitarbeiter zeigten bei der Kaninchentrachea, dass im Gegensatz zu der 
stimulierenden Wirkung von ACh, Nikotin keinen Einfluss auf die Bewegung der Zilien 
bewirkt (Kordik et al., 1952). Andererseits konnte die Arbeitsgruppe von Hahn eine 
stimulierende Wirkung von Nikotin auf die ZSF bei der Trachea des Frettchens ohne 
eine Steigerung der Mukussekretion nachweisen (Hahn et al., 1992).  
In der vorliegenden Arbeit konnte in Übereinstimmung mit den Versuchen von Hahn et 
al. (1992) eine Nikotin-induzierte PTG-Steigerung in allen der getesteten Mäusestämme 
nachgewiesen werden. 
Entgegen der bisher vertretenen Meinung, dass die Effekte von Nikotin auf 
Nervenfasern ausschließlich durch  nAChR vermittelt werden, zeigte die Arbeitsgruppe 
von Talavera et al., dass Nikotin in sensorische Neuronen in Abhängigkeit von Dosis 
und Pharmakokinetik auch über TRPA1-Ionenkanäle (transient receptor potential 
Ankyrin 1) wirken kann (Talavera et al., 2009). Die TRPA1–Kanäle sind nicht-selektive 
Ionenkanäle, die von sensorischen Neuronen der Haut, des Respirations- und 
Gastrointestinaltraktes exprimiert werden. Sie werden durch potenziell schädigende 
Substanzen in der Luft oder Nahrungskomponenten aktiviert, verursachen 
depolarisierenden Membranströme und lösen Aktionspotenziale aus (Jiang et al., 2011). 
Nikotin kann sich bei niedrigeren Konzentrationen aktivierend und bei höheren 
Konzentrationen inhibierend auf die TRPA1-Kanäle auswirken und kann somit eine 
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bimodale Wirkung haben. Außerdem vermitteln die TRPA1-Ionenkanäle die Nikotin-
induzierte Konstriktion der Atemwege in der Maus (Talavera et al., 2009). 
Es ist daher zu prüfen, ob die Nikotin-stimulierende Wirkung auf die PTG in der 
Maustrachea über die TRPA1-Kanäle oder nAChR erfolgt. 
In dieser Arbeit wurden Versuchen mit einem generellen NAChR-Antagonisten MEC, 
an C57Bl/6 Mäusen durchgeführt. MEC ist ein nicht kompetitiver Antagonist oder 
negativer allosterischer Modulator für alle neuronalen nAChR. Er kann die Bindung 
eines Agonisten an den nAChR hemmen, indem er an eine andere (allosterische) 
Bindungsstelle als der Agonist an den Rezeptor bindet. Diese allosterischen Stellen 
können sich im Kanallumen des nAChR befinden und einen vollständigen Verschluss 
des Rezeptorkanals verursachen. Dabei kann die inhibitorische Wirkung nicht durch 
eine Steigerung der Agonistenkonzentration überwunden werden, wie es der Fall bei 
den kompetitiven Antagonisten ist (Wonnacott und Barik, 2007). 
In den 50er Jahren wurde MEC (Inversine ®) als erster Ganglienblocker bei der 
Therapie von hohem Blutdruck eingesetzt (Shytle et al., 2002). Im Magen-Darm-Trakt 
wird MEC fast vollständig absorbiert, kann leicht die Blut-Hirn-Schranke passieren und 
wirkt dort als Antagonist an den nAChR (Martin et al., 1989).  
Die Effekte von MEC basieren auf der Hemmung der Impulsübertragung in den 
sympathischen Ganglien auf Grund der Blockade der nAChR. Die Blockierung der 
Ganglien verursacht eine Vasodilatation mit Anstieg des peripheren Blutflusses und 
somit Blutdrucksenkung (Shytle et al., 2002). Nach der Zugabe von Mecamylamin in 
einer Endkonzentration von 10
-4
 M wurden die Nikotineffekte auf die PTG vollständig 
gehemmt. Dies zeigte eindeutig, dass die durch Zugabe von Nikotin bedingte PTG-
Steigerung über die nAChR erfolgt. 
 
4.3 Eingrenzung der an der PTG–Steigerung beteiligten nAChR 
 
Der Mangel an spezifischen Agonisten und Antagonisten mit hoher Selektivität für die 
einzelnen Untereinheiten bedingt Schwierigkeiten bei der Identifikation der für einen 
Effekt verantwortlichen nAChR (Albuquerque et al., 1996). 
Von großem Interesse sind die Homopentamere, aufgebaut aus der α7-Untereinheit des 
nAChR, die laut Papke und Mitarbeitern (1993) eine Rolle bei der Vermittlung der 
hormonellen Wirkung von ACh in nicht-neuronalen Gewebe spielen. Ihnen werden 
sowohl ionotrope als auch metabotrope Eigenschaften zugeschrieben (Conti-Fine et al., 
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2000). Diese Rezeptoren können durch Cholin, ein Spaltprodukt von ACh, aktiviert 
werden. Somit ist die Signalübertragung durch die α7 nAChR nicht auf kurzen Strecke 
begrenzt (Conti-Fine et al., 2000). Außerdem zeigen die α7 nAChR eine hohe 
Permeabilität für Ca
2+
-Ionen (Seguela et al., 1993; Albuquerque et al., 1995) und 
können somit die intrazelluläre [Ca
2+
]i-Konzentration verändern, was eine Modulation 
metabolischer Prozesse als Folge hat (Conti-Fine et al., 2000). 
Die Wichtigkeit der α7-Untereinheit enthaltenden Rezeptoren wurde in diversen 
wissenschaftlichen Arbeiten gezeigt. Sie werden im kleinzellulären Lungenkrebs und in 
Zelllinien von diesem Tumor exprimiert (China et al., 1992; Quick et al., 1994). 
Codignola und Mitarbeiter (1996) vermuten eine modulierende Funktion dieser 
Rezeptoren auf das Tumorzellwachstum, da die spezifischen α7-Antagonisten α-BTX 
und α-CTX Imperialis I inhibitorische Wirkung auf das Wachstum der Tumorzellen 
haben. α7 nAChR werden auch von den Keratinozyten exprimiert (Grando et al., 1995). 
Da die α7 nAChR eine wichtige Rolle bei der Vermittlung der proliferativen 
Nikotineffekte in Lungenkrebszellen spielen (Paleari et al., 2008), werden sie als ein 
neues, wichtiges Zielmolekül bei der Lungenkrebstherapie angesehen (Lee et al., 2011).  
Eine signifikante Steigerung der α7 nAChR-Expression und dadurch bedingte 
Änderung der fetalen Lunge und Lungenfunktion bei neugeborenen Rhesus-Affen 
konnten auch Sekhon und Mitarbeiter (1999) bei einer pränatalen Nikotinexposition 
nachweisen. 
In diversen wissenschaftlichen Arbeiten wurde die Fähigkeit der α7-Untereinheit der 
nAChR, heteromere Rezeptoren zu bilden, besprochen. Cuevas und Berg (1998) und 
Cuevas und Mitarbeiter (2000) beschreiben einen solchen Rezeptor in der Ratte im 
Ganglion cardiacum und Ganglion cervicale superius. Ähnlich vermuten Yu und Role 
(1998) das Vorkommen von α7 heteromeren nAChRs in sympathischen Neuronen von 
Hühnern. Zum ersten Mal konnten 2002 Khiroug und Mitarbeiter eine mögliche 
Koexpression der α7- und β2-Untereinheiten in der Ratte nachweisen und somit die 
Bildung von α7-Heteromeren, die im Vergleich zu den α7-Homopentameren 
veränderten biophysiologische und pharmakologische Eigenschaften besitzen. Diese 
Heteromeren unterscheiden sich deutlich in der langsamen Desensitisierung der 
Ionenkanäle, die sie bilden, und in der geänderten Sensitivität gegenüber Agonisten 
(Khiroug et al., 2002). 
In der vorliegenden Arbeit wurden an Mäusen, die gendefizient für die α7-Untereinheit 
des nAChR sind, und deren korrespondierendem WT-Stamm Messungen der PTG 
Diskussion 
47 
durchgeführt. Nach Nikotin-Zugabe zeigten beiden Tiergruppen einen signifikanten 
Anstieg der PTG und es konnten keine signifikanten Unterschiede zwischen den beiden 
Stämmen beobachtet werden. Dies beweist, dass die α7-Untereinheit nicht für die durch 
Nikotin-induzierte Steigerung der PTG in der Maustrachea verantwortlich ist. 
 
4.4 α-Conotoxin MII hat keinen Einfluss auf die durch Nikotin 
erhöhte PTG 
 
α-Conotoxine sind kurze Peptide (ca. 12-25 AS), die vier Cystein-Reste in 2 
Disulfidbindungen enthalten. Sie werden aus dem Gift der Meeresschnecken der 
Gattung Conus isoliert. 
1996 konnten Cartier und Mitarbeiter zum ersten Mal α-CTX MII, ein Peptid mit 16 AS 
der Schneckengattung Conus magus, an auf von Xenopus leavis Oozyten exprimierten 
nAChR charakterisieren (Cartier et al., 1996).  
Die Wirkungsweise von α-CTX MII ist sehr kompliziert. Es wird nach dem römischen 
Gott mit zwei Gesichtern „Janus-Ligand“ genannt. Jensen beschreibt einen Zweistufen 
„dock und lock“-Mechanismus. Primär erfolgt die Anbindung an die komplementäre β-
Untereinheit mit nachfolgender Bindung und Stabilisierung der α-Untereinheit (Jensen, 
2005). Das Peptid blockiert α3β2 nAChR mit einem IC50-Wert von 0,5 nM. Eine 
ähnlich hohe Affinität für nAChR, die α6-Untereinheiten enthalten, wurde von 
Kuryatov und Mitarbeiter (2002) nachgewiesen.  
Die α3-Untereinheit wird grundsätzlich im respiratorischen Epithel exprimiert und mit 
Karzinomentstehung in Verbindung gebracht (West et al., 2003; Song et al., 2008). Die 
durch Nikotin hervorgerufene Steigerung der PTS wurde durch α-CTX MII nicht 
gehemmt. Somit wird diese Wirkung nicht über α3β2 nAChR oder α6-enthaltende 
nAChR vermittelt.  
Bei allen durchgeführten Versuchen führte die externe Stimulation mit ATP 
(Endkonzentration 10
-4 
M) zu einer signifikanten Steigerung der PTG. Dies bestätigt die 
Ergebnisse von Hayashi und Mitarbeiter, dass in den zilientragenden Zellen der 
Maustrachea die externe Zugabe von ATP die Erhöhung der ZSF zu Folge hat (Hayashi 
et al., 2005). In allen getesteten Mäusestämme diente der Einsatz von ATP 
hauptsächlich zur Überprüfung der Vitalität der jeweiligen Trachea. Die Steigerung der 






In der vorliegenden Arbeit konnte gezeigt werden, dass Nikotin eine stimulierende 
Wirkung auf die PTG in der Maustrachea hat. Durch den Einsatz von MEC, einem 
generellen nAChR-Antagonisten, bei C57/Bl6 Mäusen konnte die Nikotin-bedingte 
Stimulation der PTG vollständig inhibiert werden. Dies zeigt, dass die Wirkung über 
einen nAChR vermittelt wird. 
Im Zusammenhang mit der Entstehung von Bronchialkarzinomen sind insbesondere die 
nAChR Untereinheiten α7 und α3 von großer Bedeutung. Durch die Verwendung eines 
α7 nAChR gendefizienten Mausstamms und eines spezifischen α3 nAChR Antagonisten 
konnte hier allerdings gezeigt werden, dass diese beiden Rezeptoren nicht für die 






Bei der Exposition gegenüber Zigarettenrauch kommt es zu wichtigen biologischen 
Veränderungen im respiratorischen Epithel. Durch Tabakkonsum erfolgt eine Reduktion 
der mukoziliären Clearance und zu einer gestörten Koordination des Zilienschlags, 
somit kommt es zur Abschwächung des Schutzmechanismus gegenüber eingeatmeten 
Partikeln und Pathogenen. Unklar ist, ob diese Wirkung auf Nikotin einen wichtigen 
chemischen und pharmakologisch aktiven Bestandteil des Tabakrauchs, zurückzuführen 
ist. Nikotin wirkt meist über nikotinische Azetylcholinrezeptoren (nAChR), welches 
Liganden-gesteuerte Kationenkanäle sind. 
Ziel dieser Arbeit war es zu überprüfen, ob Nikotin die Partikeltransport-
geschwindigkeit (PTG) in der Maustrachea beeinflusst, und falls ja, ob dies über 
nAChR, insbesondere den α7-Subtyp erfolgt. Angewendet wurde eine von Klein und 
Mitarbeiter in 2008 etablierte Messmethode, mit der Messungen der PTG entlang der 
gesamten Länge der Trachea unabhängig von der Anwesenheit einer Mukusschicht 
durchgeführt werden können.  
Die vorliegenden Ergebnisse zeigen, dass Nikotin (Endkonzentration 10
-4
 M) eine 
signifikante Steigerung der PTG bewirkt, die bei wiederholter Gabe schnell 
desensitisiert. Diese Nikotin-bedingte PTG-Steigerung wird über nAChR vermittelt, da 
sie durch den generellen nAChR Antagonisten Mecamylamin aufgehoben wird. Bei der 
Anwendung von α-Conotoxin MII, einem spezifischen α3 nAChR Antagonisten, 
ergaben sich keine signifikanten Unterschiede in der durch Nikotin indizierten Antwort 
gegenüber den Kontrollen. In den Tracheen von α7 nAChR gendefizienten Mäusen 
zeigte sich in der Nikotinantwort ebenfalls kein signifikanter Unterschied zum 
korrespondierenden Wildtypstamm. 
Die vorliegende Arbeit zeigt, dass Nikotin eine stimulierende Wirkung auf die PTG in 
der Maustrachea hat, im Gegensatz zu den bekannten hemmenden Wirkungen des 
Gesamtgemisches Zigarettenrauch. Im Zusammenhang mit der Entstehung von 
Bronchialkarzinomen sind insbesondere die nAChR Untereinheiten α3 und α7 von 








Exposure to cigarette smoke evokes important biological reactions in the respiratory 
epithelium. Cigarette smoking causes attenuation of mucociliary clearance and to a 
disturbed coordination of culinary beat, thereby leading and impairment of protective 
mechanisms against inhaled particles and pathogens. It is currently unknown whether 
these effects are caused by nicotine, an important chemical and pharmacologically 
active compound of cigarette smoke. In general, nicotine acts via nicotinic acetylcholine 
receptors (nAChR) which are ligand-gated cation channels.  
This study was aimed to investigate whether nicotine has an impact on particle transport 
speed (PTS) in the murine trachea, and if yes, whether this is mediated via nAChR, in 
particular those of the α7 subtype. This was addressed by using a technique established 
by Klein et al. in 2008 which allows quantitative assessment of PTS along the entire 
length of the trachea independent from the presence of a mucus layer. 
The present data show that nicotine (Finalconcentration 10
-4 
M) causes a significant 
increase in PTS which quickly desensitizes upon repeated challenge. This nicotine 
induced PTS increase is mediated via nAChR since it is sensitive to the general 
nicotinic receptor antagonist, mecamylamine. α-Conotoxin MII, a specific α3 nAChR 
antagonist, has no impact on nicotine induced PTS increase. Tracheas of nAChR α7 
gene-deficient mice responded in the same manner as those of corresponding wild type 
mice.  
Collectively, these data show that nicotine has a stimulatory effect upon PTS in the 
mouse trachea, in contrast to the known inhibitory effect of the mixed compound 
tobacco smoke. In the context of the development of bronchial carcinoma, nAChR 
subunits α3 and α7 are particularly relevant. These, however, are not responsible for 
nicotine induced stimulation of PTS in the control group. This finding reveals that α-
CTX MII has no influence on the cilia-driven increase of PTS. 
In view of the importance of non neuronal ACh and the role of nAChR in the 
pathogenesis of COPD and lung cancer it should be furthermore clarified which nAChR 
subtypes are responsible for the nicotine induced increase of the PTS and which specific 






Abb     Abbildung 
α-BTX     Alpha-Bungarotoxin 
α-CTX MII    Alpha-Conotoxin MII 
ACh     Azetylcholin 
AChE     Azetylcholinesterase 
Acetyl-CoA    Azetyl-Koenzym A 
Aqua dest    Aqua destilata 
AS     Aminosäure 
ATP     Adenosintriphosphat 
BChE     Butyrylcholinesterase 
CarAT     Carnithinazetyltransferase 
ChAT     Cholinazetyltransferase 
CHT1     Cholintransporter 1
 
 
COOH-terminale Domäne  Carboxy-terminale Domäne  
COPD     chronisch obstruktive Lungenerkankung 
d     zurückgelegter Weg 
DA     ideale Distanz 
DB     akkumulierte Distanz 
d.h.     das heißt 
DhβE     Dihydro-β-Erythroidine 
IC50     mittlere inhibitorische Konzentration 
GABA     γ-Aminobuttersäure 
G-Protein    Guaninnukleotid-bindendes Protein 
5-HT     5-Hydroxy-Tryptamin (Serotonin) 
KO     Knock-out 
Ktr     Kontrollgruppe 
M     Molar 
MEC     Mecamylamin 
M. trachealis    Musculus trachealis 
µPIV     micro particle imaging velocimetry 




MW     Mittelwert 
mAChR    muskarinischer Azetycholinrezeptor 
nAChR    nikotinischer Azetylcholinrezeptor 
nAChR α7
-/-   
nikotinischer Rezeptor α7 Knock out 
NH2-terminale Domäne  Amino-terminale Domäne 
OCT     organic cation transporter 
PTG     Partikeltransportgeschwindigkeit 
PTS     particle transport speed 
SEM     Standardfehler des Mittelwertes 
t     Zeit 
Tab     Tabelle 
TRPA1    transient receptor potential A1 
v     Partikelgeschwindigkeit 
VAChT    vesikulärer Azetylcholintransporter 
WT     Wildtyp 
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Abbildung 12  PTG nach Zugabe von Nikotin gefolgt von ATP bei C57Bl/6 
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